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El género Culicoides alberga especies de interés tanto médico como veterinario. Entre 
noviembre del 2012 y agosto del 2013 se realizó colectas entomológicas en 5 provincias 
del Ecuador (Pichincha, Esmeraldas, Manabí, Bolívar y Santo Domingo de los Tsáchilas). 
Se colectó 3,317 especímenes del género Culicoides y se separó a las hembras que tenían 
ingesta de sangre reciente (abdomen color rojo o café). Se identificó 18 especies: C. batesi, 
C. carpenteri, C. castillae, C. diabolicus, C. filarifer, C. foxi, C. glabellus, C. guttatus, C. 
heliconiae, C. hylas, C. insignis, C. leopoidoi, C. limai, C. ocumarensis, C. pifanoi, C. 
pseudodiabolicus, C. pusillus y C. tetrathyris. Para determinar la fuente de alimentación de 
los culicoides con ingesta de sangre reciente, se realizó un análisis de las secuencias del 
gen nuclear prepronociceptina (PNOC). Los animales vertebrados de los que se 
alimentaron los culicoides en este estudio corresponden a: Bos Taurus (48,84%), Equus 
caballus (39,53%) Choloepus didactilus - hoffmani (9,30%), y Homo sapiens (2,33%). 
Este estudio provee información importante acerca de las preferencias tróficas de la fauna 
del género Culicoides en 5 provincias del Ecuador. Además, constituye un aporte para 
entender el ciclo de vida de los culicoides, la posible transmisión de patógenos y el 
establecimiento de estrategias para programas de control en el caso del aparecimiento de 
enfermedades como la Lengua Azul y Fiebre de Oropuche en el Ecuador. Las mismas que 
no han sido registradas en el país, pero han sido reportadas  en países cercanos como Perú, 









The genus Culicoides is involved in the transmission of important medical and veterinary 
diseases. From November 2012 to August 2013, 3,317 specimens were collected in 5 
Ecuadorian provinces (Pichincha, Esmeraldas, Manabí, Bolívar and Santo Domingo de los 
Tsáchilas). Engorged female midges were isolated belonging to 18 species: C. batesi, C. 
carpenteri, C. castillae, C. diabolicus, C. filarifer, C. foxi, C. glabellus, C. guttatus, C. 
heliconiae, C. hylas, C. insignis, C. leopoidoi, C. limai, C. ocumarensis, C. pifanoi, C. 
pseudodiabolicus, C. pusillus and C. tetrathyris. Molecular blood meal identification of 43 
specimens was carried out through amplification and sequencing of prepronociceptin 
(PNOC) gene. The results showed that midges fed on: Bos Taurus (48,84%), Equus 
caballus (39,53%) Choloepus didactilus – hoffmani (9,30%) and Homo sapiens (2,33%). 
This study provides important information about trophic preferences of Culicoides in 5 
provinces of Ecuador.  Also, it is a contribution to the understanding of their life cycles, 
potential pathogen transmission and design of control strategies in the case of emerging 
diseases such as Blue Tongue and Oropuche Fever in Ecuador. Although these diseases 
have not been registered in Ecuador there are reports in nearby countries such as Peru, 
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1.1.  Generalidades 
 
El género Culicoides, pertenece a la clase Insecta, orden Díptera y familia 
Ceratopogonidae (Clausen et al., 2009).  Los individuos pertenecientes a este género miden 
de 1 a 3 milímetros de largo, tienen un cuerpo de color negro o café, alas con patrones de 
pigmentación claros y oscuros, ojos grandes, cabeza pequeña, antenas con 14 a 15 
segmentos y en hembras el número de espermatecas difiere dependiendo de la especie 
(Ortiz & León, 1955; Boorman, 1993).  
La mayoría de hembras son hematófagas es decir, necesitan alimentarse de sangre para la 
maduración de los huevos, el insecto concentra la sangre por una diuresis rápida 
(Magnarelli, 1981; Boorman, 1993). Los machos y algunas hembras obtienen energía de 
carbohidratos del néctar de flores y plantas como banano, caucho y cacao para volar 
(Boorman, 1993; Borkent & Spinelli, 2007). La adquisición y uso de azúcares simples son 
importantes para llevar a cabo todos los procesos de la vida del insecto (Magnarelli, 1981; 
Boorman, 1993). 
Las hembras se alimentan de sangre de mamíferos, aves  o insectos por lo que presentan un 
aparato bucal con órganos de succión y perforación bien desarrollados (Downes, 1978; 
Boorman, 1993; Mellor et al., 2000; Mullens et al., 2004). 
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mL) y de los leptoconops         
(2x10
-4
mL) (Boorman, 1993; Borkent & Spinelli, 2007). 
La longevidad de los culicoides no ha sido determinada con precisión, pero se sugiere que 
pueden vivir de 2 semanas a algunos meses; mientras más tiempo de vida, la alimentación 
se vuelve más recurrente, lo que aumenta la posibilidad de transmitir patógenos (Mehlhorn, 
2008). 
Se conocen más de 1,400 especies en una gran variedad de hábitats, desde el nivel del mar 
hasta ambientes montañosos con alturas mayores a 4,000 metros y desde el trópico hasta 
regiones árticas y sub árticas (Mehlhorn, 2000). 
Se encuentran en casi todas las partes del mundo menos en las regiones polares y algunas 
islas, puesto que para su desarrollo requiere condiciones húmedas y cálidas (Boorman, 
1993). El incremento del transporte, comercio y el cambio climático juegan un rol 
importante en la introducción, establecimiento y propagación de patógenos transmitidos 
por estos dípteros. Un ejemplo de esto fue la introducción del virus de la lengua azul de 
serotipo 8 en Benelux, Alemania, y Francia en el 2006 (Lassen, 2012). 
1.2.  Reproducción y ciclo de vida de los culicoides   
El apareamiento ocurre generalmente durante el vuelo, en ocasiones  algunas especies 
secretan feromonas por los poros del abdomen (Boorman, 1993). Poseen una metamorfosis 
completa: huevo, cuatro estadios larvales, pupa y adulto (Borkent & Spinelli, 2007) 
(Figura 1). Las hembras colocan de 30 a 200 huevos en forma de banana y con 
proyecciones que le permiten adherirse al lodo húmedo ya que son incapaces de resistir la 
desecación. El número de huevos que deposita la hembra depende tanto de la cantidad de 
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sangre con la que se alimente, así como de la disposición de nutrientes (hembras  
autógenas) (Mullen & Durden, 2009). 
Los huevos requieren entre 7 a 10 días para su desarrollo, y entre 2 a 7 para su eclosión. 
Las larvas son delgadas de color blanquecino sin apéndices, parecidas a los nemátodos, 
tienen una cápsula esclerotizada en la cabeza y pueden ser acuáticas o semi acuáticas; se 
encuentran en una gran variedad de hábitats como compost, hojarasca, barro, márgenes de 
estanques, lagos, maleza flotante y lodo con desechos (Mullen & Durden, 2009).    
El tiempo de vida larval varía dependiendo de la especie, sin embargo un factor común es 
la presencia de 4 estadios larvales, los cuales pueden abarcar periodos tan cortos como de 
dos semanas hasta periodos prolongados que superan el año. El estado de pupa 
generalmente ocurre en la superficie de sustratos húmedos, de tal manera que los apéndices 
protoráxicos puedan estar en contacto con el agua. Esta es la razón por la cual las pupas 
generalmente se encuentran en barro o lodo  (Mullen & Durden, 2009).    
Una vez que se haya alcanzado la fase adulta, el tiempo de vida varía entre 2 a 7 semanas. 
Cada especie dispone de una abundancia característica de individuos adultos en 
determinadas estaciones del año, pero la mayoría generan 2 o más generaciones por año. 
Para cada puesta de huevos, las hembras requieren alimentarse de sangre, de tal manera 
que puedan adquirir los nutrientes necesarios para el desarrollo de sus huevos; es en este 
evento en el cual la hembra (vector), puede infectar o ser infectado de algún patógeno 
(Mullen & Durden, 2009). 
El vuelo es limitado, pero pueden movilizarse por largas distancias con la ayuda del viento 
(Carn, 1996; Hendrickx et al., 2006). Pueden ser llevados por el viento del área en donde 
se alimentaron hacia el lugar donde realizan la digestión. Se ha encontrado culicoides 
alimentados de sangre de vertebrados que se encontraban a 1.5 kilómetros de la localidad 
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de colección  (Lassen et al., 2012). Algunas especies se dispersan hasta 3 km en 24 horas 
sin la ayuda del viento. Estudios realizados en brotes de la enfermedad del caballo 
africano, han reportado que los culicoides pueden recorrer 700 km en 20 horas a 20°C. 
Otras investigaciones que se hicieron en la propagación del virus de la Lengua Azul y la 
enfermedad Epizoótica Hemorrágica demuestran una dispersión de 110 km en 8.5 horas a 
12°C (Boorman, 1993). El virus de la lengua azul y el virus de Akabane pueden haberse 
extendido desde Chipre hacia al oeste de Turquía, desde Siria hasta el este de Turquía y 
desde Cuba hasta Florida a través de los culicoides (Sellers & Pedgley, 1985; Sellers & 
Maarouf, 1989; Boorman, 1993). 
1.3.  Los culicoides como vectores 
Son vectores de parásitos y virus. Tres factores afectan la eficacia vectorial: el volumen de 
sangre en el interior del abdomen del espécimen, la frecuencia de alimentación y la 
supervivencia del insecto en el campo (Boorman, 1993). Debido al tamaño de los 
culicoides, los volúmenes de sangre que ingieren son pequeños, lo que implican una baja 
tasa de infección, ya que existe menor oportunidad de ingerir suficiente virus como para 
infectar al insecto.  Por ejemplo el pico común de viremia de lengua azul en las ovejas 









mL de sangre (Boorman, 1993; Bartsch et al., 2009). 
 Los culicoides tienen la capacidad de transmitir hematozoarios a lagartos y aves, filarias a 
humanos y caballos, orthobunyaviruses a humanos y rumiantes y orbiviruses a caballos y 
rumiantes. Generalmente estas enfermedades fueron asociadas con los subtrópicos pero 
han sido accidentalmente introducidas en Europa por migración de vectores y el transporte 
de animales infectados (Lowrie & Raccurt, 1981; Linley, 1985; Mellor et al, 2000; Garvin 
& Greiner, 2003; Takken et al., 2008; Ninio et al., 2010; Kupferschmidt, 2012). 
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Varias enfermedades severas y de gran impacto económico, han sido provocadas por virus 
transmitidos por estos dípteros, tales como: Fiebre Catarral Ovina (Lengua Azul), 
Enfermedad del Caballo Africano, Fiebre Efemeral Bovina y el Virus de Akabane 
(Boorman, 1993; Sarto & Saiz, 2003; Walton, 2004; Mullens et al, 2004; Bartsch et al., 
2009; Ninio et al, 2010; Logan, 2010). 
Los principales vectores del virus de la Lengua Azul en el nuevo mundo son Culicoides 
variipenis, C. sonorensis y C. insignis; en el mediterráneo y el medio oriente  son C. 
imicola y C. obsoletus; en Africa C. imicola, C. milnei y grupos de C. schultzei 
particularmente C. oxystoma; en Asia y Australasia las especies del subgénero Avaritia, 
principalmente C. imicola, C. brevitarsis, C. actoni, C. wadai y C. fulvus (Barber & 
Jochim, 1985;  Boorman, 1993; Walton, 2004; Bartsch et al., 2009; Ninio et al, 2010). El 
virus de la Lengua Azul está presente en los Estados Unidos, Canadá, el Caribe, América 
del Sur, África tropical y del Sur, España, Portugal, Islas Griegas, Turquía, Medio Oriente, 
India, Asia y Australasia (Barber & Jochim, 1985; Taylor, 1987; Boorman, 1993; Walton, 
2004; Bartsch et al., 2009; Ninio et al, 2010).  Por otro lado, C. imicola es el vector de la 
Enfermedad de Caballo Africano (Boorman, 1993; Walton, 2004). 
De lo que se conoce hasta ahora, solamente el virus del Oropuche causa enfermedad en 
humanos, el principal vector es C. paraensis que se ha encontrado principalmente en 
América del Sur (Boorman, 1993; Lager, 2004, Bartsch et al., 2009). 
Los principales vectores de Mansonella perstans son las especies: C. milnei, C. grahamii y 
C. inornatipennis que se encuentran en el oeste y centro de África, América del Sur, 
México, Estados Unidos, Trinidad y el área del Caribe (Boorman, 1993).  En América del 
Sur y el Caribe se encuentra M. ozzardi con tasas de infección de hasta el 96% y es 
transmitida principalmente por C. furens y C. phlebotomus, los vectores en Colombia son 
C. insinuatus (Tidwell & Tidwell, 1982; Boorman, 1993; Bartsch et al., 2009). 
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La Enfermedad Hemorrágica Epizoótica que afecta a los venados, es transmitida por C. 
variipennis, C. oxystoma y C. brevitari en los Estados Unidos (Boorman, 1993; Bartsch et 
al., 2009). 
El control vectorial se basa en el uso de repelentes y una amplia gama de insecticidas, que 
afectan a los adultos y estadios larvarios del insecto. En brotes de enfermedades se ha 
realizado tratamiento a los animales afectados con permetrina o ivermectina (Boorman, 
1993). 
En el Ecuador se han reportado 65 especies del género Culicoides, 16 fueron registradas 
recientemente. El subgénero Hoffmania es considerado como el más prevalente en el país. 
Además, se han identificado algunas  especies antropofílicas: C. ginesi, C. neoparaensis, 
C. paraensis, C. diabolicus, C. castillae, C. foxi, C. insignis, C. acotylus, C. belemensis, C. 
pachymerus, C. pifanoi, C. reticulatus, C. deanei (Ortiz & León, 1955; Dillon & Lane, 
1993; Borkent & Spinelli, 2007; Gualapuro & Zapata, 2013). 
 
1.4. Identificación de preferencias tróficas de los insectos 
 
Para determinar el origen de alimentación de dípteros, se ha usado una variedad de 
métodos y técnicas, las cuales varían considerablemente en su habilidad de identificar a la 
fuente de sangre a nivel de especie (Haouas et al., 2007). 
En la mayoría de estudios, se han usado insectos implicados en la transmisión de parásitos 




1.4.1 Técnicas de identificación de preferencias tróficas de insectos 
Entre las técnicas más utilizadas están: pruebas de precipitinas, pruebas de difusión en gel 
y ELISA (Braverman et al., 1971; Walker & Davie, 1971; Nevill & Anderson, 1972; 
Haouas et al,  2007). Sin embargo presentan limitaciones técnicas como la posibilidad de 
una reactividad cruzada entre especies, el requerimiento de producir anticuerpos 
específicos para una gran cantidad de hospederos potenciales y la dificultad en descubrir 
reservorios no predecibles. Los métodos de ELISA en general son procesos complicados y 
laboriosos que requieren pasos de pre absorción para eliminar reacciones cruzadas y la 
preparación de suero hiper inmune para detectar sangre de las posibles fuentes  
(Braverman et al., 1971; Walker & David, 1971; Nevill & Anderson, 1972; Haouas et al 
2007). Estudios de culicoides realizados con ELISA pudieron conocer la fuente de sangre 
del 71.5% de especímenes muestreados, en donde encontraron que los bovinos son la 
fuente de alimentación más común, seguida por ciervos y ovejas, solo un espécimen se 
alimentó de humanos (Blackwell et al., 1994).  
Algunos estudios de preferencias tróficas usan pruebas de precipitinas y tienen éxito, tal es 
el caso de la investigación realizada en Kenia con 682 especímenes, donde se obtuvo una 
efectividad del 85%. En el trabajo de Tempelis y Nelson (1971) estudiaron a C. varipennis 
e identificaron la fuente de sangre del 79.5% de especímenes, proveniente de mamíferos, 
lepóridos y bovinos. También Braverman y colaboradores en 1971 pudieron identificar la 
fuente de sangre del 55.8% de culicoides de la especie C. pallidipennis. 
1.4.2 Técnicas moleculares para identificar fuentes de sangre 
 
Las técnicas moleculares han incrementado significativamente la eficacia y fiabilidad de la 
identificación de la fuente de sangre de insectos vectores con un alto grado de sensibilidad 
20 
 
y especificidad (Haouas et al., 2007; Ninio et al., 2010). La Reacción en Cadena de la 
Polimerasa (PCR) es la técnica más usada para determinar la fuente de alimentación de los 
culicoides, entre las propuestas que se disponen con esta técnica se han amplificado 
minisatélites, microsatélites, genes mitocondriales y nucleares (Mukabana et al., 2002). 
La PCR heteroduplex con amplificación dependiente de helicasa (PCR-ADH) es una 
técnica exitosa para determinar varias fuentes de sangre del abdomen de un insecto, se 
obtienen productos de PCR mezclados, que presentan un complejo patrón de una o varias 
bandas (Lee et al., 2002; García et al., 2011). Sin embargo, el PCR ADH tiene la 
desventaja de tener un número limitado de patrones de referencia para el análisis y la 
necesidad de una buena interpretación visual de los geles (Boakye et al., 1999; Lee et al., 
2002; Njiokou et al., 2004). 
Los marcadores que originalmente fueron diseñados para estudios de relaciones 
filogenéticas entre vertebrados han sido usados para determinar el origen de alimentación 
de los artrópodos hematófagos, como es el caso del gen mitocondrial del citocromo B  y el 
gen nuclear prepronociceptín (PNOC), existe gran cantidad de información de las 
secuencias de varios vertebrados de estos genes (Ninio et al., 2010). La mayoría de 
estudios sobre preferencias tróficas están basados en el análisis del gen mitocondrial del 
citocromo B (cytb) que se encuentra en numerosas copias en cada célula (Lee et al, 2002; 
Kent &  Norris, 2005; Haouas et al., 2007; Townzen et al., 2008; Ninio et al., 2010). 
El gen del citocromo B es una de las regiones mejor conservadas del genoma mitocondrial 
(Lee et al., 2002). Las secuencias de este gen tiene suficientes polimorfismos inter 
específicos, que ayudan a determinar primers específicos para distintas especies y permiten 
definir el género y especie del animal del cual se alimentó el insecto (Hebert et al., 2003; 
Maleki et al., 2009; Lassen et al., 2012).  
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Estudios que han usado el gen del citocromo B, han obtenido una co-amplificación de 
ADN de vertebrados con ADN de Anopheles (Townzen et al., 2008), por lo cual varios 
científicos han elegido utilizar otro marcador como es el gen nuclear prepronociceptina 
(PNOC) el mismo que ha sido usado en estudios filogenéticos de mamíferos (Murphy et 
al., 2001; Haouas et al., 2007).  
Por ser genes conservados y evidenciar polimorfismos que permiten diferenciar entre 
especies, también se ha usado ADN ribosomal 18S, la región hipervariable 2 del ADN 
mitocondrial, TC-11 y VWA locis, citocromo oxidasa I (HUMVWFA31/A), gen del 
citocromo c oxidasa I (COI)  y barcodes de ADN (Hebert et al., 2003; Maleki et al., 2009; 
Lassen et al., 2012).  
Los animales vertebrados que comúnmente se han identificado como fuente de 
alimentación de los culicoides han sido Bos taurus, Capra hircus, Capreolus capreolus, 
Cervus elaphus, Equus caballus, Homo sapiens, Mus musculus y Ovis arie. Algunas 
especies se han alimentado de reptiles, sapos y conejos                                                            
(Tempelis et al., 2009; García et al., 2011). 
1.4.3 Gen Prepronociceptina  
El gen prepronociceptina (PNOC) está altamente conservado en  ratones, ratas y humanos, 
tiene características de organización muy similares a los genes de preproencefalina, 
preprodinorfina y prepropiomelanocortina, precursores de péptidos opioides endógenos. 
Estos 4 genes pertenecen a la misma familia y tienen un origen evolutivo común 
(Mollereau et al., 1996). 
 Se ha demostrado que el gen PNOC codifica una copia única de nociceptina, así como 
otros péptidos con una secuencia estrictamente conservada entre especies murinas y en 
humanos (Mollereau et al., 1996). 
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Este gen es muy importante en la neurofisiología y es transcrito de forma predominante en 
el sistema nervioso central (cerebro y médula espinal) y débilmente en los ovarios, el único 
órgano periférico que expresa este gen (Mollereau et al., 1996). 
Mediante el uso de un panel de radiación de línea celular híbrida, se mapeó al gen PNOC, 
en el brazo corto del cromosoma humano 8 (8p21), entre los marcadores (WI-5833) y (WI-
1172), en una proximidad muy cercana al locus que codifica a la cadena ligera del 
neurofilamento (NEFL) (Mollereau et al., 1996) (Figura 2).  
El gen PNOC, es un precursor que codifica al menos tres péptidos biológicos activos, que 
son nocistatin, nociceptin y nocII/III, debido a que es predominantemente transcrito en el 
cerebro y la médula espinal, se lo ha usado en estudios de asociaciones genéticas con 
esquizofrenia ya que el patrón de expresión y la gran variedad de funciones de este gen ha 
hecho que sea un candidato atractivo para aumentar la susceptibilidad a la esquizofrenia 
(Blaveri et al., 2001). 
Por otro lado, este marcador es un gen nuclear de copia única que ha tenido éxito en la 
determinación del origen de la sangre de la cual se alimentaron insectos vectores (Haouas 
et al., 2007; Ninio et al., 2010). Estas características del gen PNOC permiten una 
identificación específica de la fuente de sangre en el 100% de casos por secuenciación 
directa y comparación de las secuencias resultantes con más de 64 especies de mamíferos 
que están publicados en el Gen Bank (Ninio et al., 2010). Este gen ha sido usado 
satisfactoriamente en estudios de patrones de alimentación de garrapatas (Kirstein & Gray, 
1996) y mosquitos (Mollereau et al., 1996; Murphy et al., 2001; Lee et al., 2002; Kent & 




1.4.4 Limitaciones de determinar la fuente de alimentación de insectos 
 
La degradación de ADN de la sangre, resultante de varios procesos digestivos de los 
artrópodos hematófagos es el factor más influyente en la sensibilidad de la PCR (Wolfgang 
et al., 2002). Esta actividad enzimática está asociada con nucleasas (DNasas), lo que 
explica la rapidez con la que declina la cantidad de ADN, después de las primeras 24 horas 
de la alimentación (Haouas et al., 2007) (Figura 4).  
En flebótomos existe un pico de la actividad de la proteasa, entre las horas 24 y 48 después 
de la alimentación (Dillon & Lane, 1993). Este pico difiere y depende de varios factores 
como especie, fisiología digestiva y el tipo de vertebrado del cual se alimentó (Kirstein & 
Gray, 1996; Boakye et al., 1999; Ngo & Kramer, 2003; Kent & Norris, 2005). 
El porcentaje de amplificación del gen PNOC indica un decrecimiento relacionado con la 
digestión progresiva de la sangre (Haouas et al., 2007). El color de la sangre en el abdomen 
del insecto puede dar información sobre el estado de digestión de la misma (Svobodova et 
al., 2003). En flebótomos se realizó una clasificación de 3 niveles de digestión y se ha 
evaluado la sensibilidad de la reacción a diferentes tiempos de degradación, donde no hubo 
amplificación del gen PNOC cuando se analizó la sangre después de 37 a 48 horas de la 
alimentación. El porcentaje de identificación de la fuente de sangre varía del 100%, 86% al 
66% con los niveles de digestión de 1, 2 y 3 respectivamente. En promedio el 79% de 
especímenes alimentados con sangre mostraron resultados positivos en los ensayos de PCR 
(Haouas et al., 2007).  
Esta clasificación de niveles de digestión, no aplica para los culicoides debido a que el 
cuerpo de los mismos es de color oscuro y varía en la pigmentación dependiendo de la 
especie (Ninio et al., 2010). Algunos estudios han determinado que varias especies de 
adultos, que ya han puesto huevos al menos una vez, se distinguen por desarrollar un 
24 
 
pigmento rojo y oscuro en la las capas de la epidermis y subepidermis del abdomen (Dyce, 
1969; Boorman, 1993). 
Por otro lado, estudios con Anopheles gambiae han demostrado una tasa de digestión de 
sangre dependiente de la temperatura, cuando la misma aumenta, se acelera la digestión de 
sangre y se reduce la sensibilidad de detección de la fuente de sangre (Afrane et al., 2005). 
La digestión de sangre es más rápida en los trópicos que en los climas templados, donde 
las temperaturas son menores (Lee et al., 2002). Adicionalmente investigaciones han 
demostrado que la infección con parásitos como la Leishmania puede decrecer la actividad 
enzimática y puede mejorar la detección de la fuente de sangre por periodos más largos 
(Daba et al., 2004).  
Los dípteros del género Culicoides se encuentran en una gran variedad de hábitats en casi 
todas las partes del mundo y las hembras necesitan de sangre para madurar sus huevos, 
características que contribuyen a su gran capacidad vectorial (Magnarelli, 1981; Boorman, 
1993). A pesar de que los culicoides son vectores de patógenos, no existe suficiente 
información sobre la dinámica de transmisión y fuente de alimentación de los mismos. El 
estudio de las preferencias tróficas de los culicoides puede direccionar a conocer 
potenciales reservorios y especies que son importantes en la transmisión de enfermedades 
(Murray et al., 2009).  
2 Justificación 
Algunas especies del género Culicoides son vectores de virus y parásitos que afectan a 
humanos y animales. Las enfermedades en animales son de tal relevancia, que han sido 
identificadas en la lista A, por la Organización Mundial para la salud animal, las mismas 
que tienen la capacidad de propagarse rápidamente, no tienen fronteras y tienen 
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consecuencias tanto socio económicas como en la salud de las personas (Mellor et al., 
2000; WHO, 2012). 
Hasta el momento no existe ningún estudio sobre las preferencias tróficas de los culicoides 
en el Ecuador y en América Latina. En Ecuador no hay registros de enfermedades 
transmitidas por culicoides, sin embargo se ha detectado anticuerpos contra el virus de la 
Lengua Azul en ovejas y la presencia de respuesta inmune  humoral contra el virus de 
Oropuche, en un estudio realizado en la provincia de Pastaza (Izurieta et al., 2009; Lager, 
2004; Lopez et al., 1985).  
Estos dípteros se encuentran en casi todo el mundo, menos en las zonas polares y la 
dispersión por vuelo de los mismos depende de condiciones ambientales (viento), que les 
ayuda a viajar largas distancias. Con el creciente aumento de la globalización y el 
transporte de animales vivos, se incrementa el riesgo de que especies vectoras se trasladen 
de un sitio a otro y por lo tanto puede darse una rápida propagación de patógenos (Bartsch 
et al., 2009). 
Actualmente se dispone de información limitada sobre la dinámica de transmisión y 
preferencias tróficas de los culicoides en general (Murray, 1970; Bartsch et al., 2009). La 
identificación de la fuente de alimentación de los insectos hematófagos puede suministrar 
datos indirectos sobre potenciales reservorios, predecir las especies que juegan un rol 
importante en la transmisión de enfermedades (Bartschequiv et al., 2009) y establecer una 





3 Objetivos  
 
3.1 Objetivo general  
 
Identificar a nivel molecular las preferencias tróficas de hembras hematófagas del 
género Culicoides capturadas en las provincias de Pichincha, Esmeraldas, Santo 
Domingo de los Tsáchilas, Manabí y Bolívar. 
3.2 Objetivos específicos 
 
o Seleccionar hembras pertenecientes al género Culicoides que tengan el 
abdomen con sangre de color rojo o café intenso. 
o Identificar a nivel de especie los especímenes seleccionados a través del uso 
de criterios morfológicos descritos en claves taxonómicas.  
o Amplificar y analizar las secuencias del gen PNOC.  
o Identificar el género y especie de los vertebrados de los cuales se 
alimentaron las especies identificadas del género Culicoides. 
4 Área de estudio  
 
Los culicoides fueron colectados en cinco provincias del Ecuador. La primera colecta se 
realizó en la provincia de Pichincha en la localidad de Paraíso Escondido (bosque húmedo 
tropical secundario) en Noviembre del 2012. La segunda, en la provincia de Esmeraldas, 
específicamente en la comunidad rural de Santo Domingo del Río Onzole (bosque húmedo 
tropical secundario) en Febrero del 2013. La tercera se la hizo en tres localidades de la 
provincia de Manabí (La Mina, Murucumbu y Caserío Agua Sucia) en marzo del 2013. Las 
tres localidades corresponden a un ecosistema de bosque secundario húmedo tropical. La 
cuarta recolección se hizo en dos localidades de la provincia de Bolívar, Caluma y 
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Echandía (Bosque secundario subtropical-templado) en marzo del 2013 (Tabla 1). 
Finalmente, se efectuó una quinta recolección en la provincia de Santo Domingo de los 
Tsáchilas en agosto del 2013 (Tabla 1). Todas las muestras fueron clasificadas e 
identificadas en el Laboratorio de Entomología y Medicina Tropical de la Universidad San 
Francisco de Quito. El trabajo molecular de amplificación e identificación del gen PNOC 
se realizó  en el Laboratorio de Microbiología de la Universidad San Francisco de Quito. 
5 Materiales 
 
5.1 Colección de dípteros 
 
 Trampas tipo CDC (Centers for Disease Control) de luz blanca  
 GPS eTrex Garmin® 
 Baterías de 6V (FAMMA MR12-6)  
 Cargador de baterías (VMARK)  
 Mallas entomológicas 
 Frascos de colección 
 Etanol 
 
5.2 Separación de culicoides  
 
 Insectos colectados 
 Estéreo microscopio Leica 
 Pinzas entomológicas 
 Pipetas pasteur 
 Tubos de criopreservación de 2 mL 
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 Tubos Eppendorf de 1,5 mL 
 
5.3 Montaje en placa de especímenes del género Culicoides alimentados 
 
 Hembras del género Culicoides alimentadas recientemente 
 Estéreo microscopio de luz Leica 
 Jeringuillas de insulina NIPRO 
 Agujas hipodérmicas Nº 0.5 mL NIPRO 
 Porta objetos. 
 Cubre objetos circulares 
 Solución Marc André (hidrato de cloral 40%, y ácido acético 30%)  
 
 Goma cloral (Hidrato de Cloral 30%, Goma Arábiga 20% y Glicerina 13%)  
 
5.4 Identificación de especies del género Culicoides  
 Especímenes hembras del género Culicoides con ingesta de sangre reciente 
(abdomen rojo o café) 
 Microscopio de luz (Leica) 
 Claves taxonómicas de identificación  de especies del género de Culicoides 
 
5.5 Extracción de ADN de especímenes del género Culicoides 
 
 Tórax y abdomen de hembras con ingesta de sangre (abdomen rojo o café) 
 PBS 1X (8g NaCl, 0.2g KCl, 1.44g Na2HPO4, 0.24g KH2PO4 en 800mL H2O 
destilada a pH 7.4 
 DNeasy Blood & Tissue Kit Qiagen™ 
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 Etanol absoluto y etanol al 70%,  
 Microcentrifuga Eppendorf® Model 5415D 
 Vórtex Labnet® 
 Baño María Shel LAB ®  
 
5.6 Amplificación del gen PNOC  
 
 ADN de hembras culicoides con ingesta de sangre reciente 
 Primers:  
o PNOC-F,5′-GCATCCTTGAGTGTGAAGAGAA-3′ 
o PNOC-R,5′TGCCTCATAAACTCACTGAACC-3′ (Ninio et al., 
2010) 
 GoTaq® Flexi Buffer Promega™ 
 Solución de MgCl2  25mM 
 Mix de nucleótidos para PCR, cada uno a 10mM 
 Agua para PCR 
 GoTaq® DNA Polimerase Promega™ 
 Tubos de PCR  0.2mL. (Axygen) 
 T100™ Thermal Cycler BioRad™ 
 Bromuro de Etidio 
 TBE 10X  
 Ultra Pure™ Agarosa Invitrogen™ 
 Cámara de Electroforesis C.B.S. Scientific Co. Model: MGU-502T 
 Fuente de Poder Fisher Scientific. Model: FB300 
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 Foto documentador Kodak EDAS 290 
 
5.7 Análisis de secuencias del gen PNOC  
 
 Secuencias del gen PNOC procesadas por Functional Biosciences  
 Software Molecular Evolutionary Genetics Analysis (MEGA5) 
 Base de Datos GenBank® 
 Software Basic Local Alignment Search Tool (BLAST) del NCBI 
6 Metodología 
 
6.1 Colección de dípteros  
 
Previamente se tramitó los permisos de colección otorgados por el Ministerio del Ambiente 
para cada provincia donde se realizó las colectas (Anexo 1). Las provincias donde se 
realizaron las colecciones fueron: Pichincha, Esmeraldas, Santo Domingo de los Tsáchilas, 
Bolívar y Manabí (Tabla 1). 
Se instalaron trampas tipo CDC de luz blanca a lo largo de senderos previamente 
seleccionados, en árboles y arbustos, entre 1.70m hasta 2.50m de altura, a partir de las 4:30 
pm a 5:30 pm. Se conectó cada trampa a una batería de 6 voltios y se dejó durante toda la 
noche, para la captura de insectos. A la mañana siguiente, se recolectó las trampas, desde 
las 6:30 hasta las 7:30 am. Se registró las coordenadas geográficas con el GPS eTrex 
Garmin®, en cada lugar donde se realizó la colección y se desensamblaron las trampas.   
Las mallas entomológicas con los insectos capturados fueron colocados a -20ºC y 
posteriormente se transfirió a los especímenes a un frasco con etanol al 70%. Se registró la 
fecha, coordenadas, número de trampa y localidad de cada sitio de colección.  Finalmente, 
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los frascos se transportaron al Laboratorio de Entomología Médica de la Universidad San 
Francisco de Quito y fueron almacenados a 4ºC. 
Todos los especímenes separados fueron transferidos a tubos de criopreservación de 2mL a 
-20°C.  
 
6.2 Identificación morfológica del género Culicoides 
 
 Se colocó a cada espécimen, con ayuda de agujas estériles sobre una lámina porta objetos 
y se prosiguió a separar la cabeza, alas y los últimos segmentos del abdomen del resto del 
cuerpo. Se empleó un par de agujas nuevas para cada muestra.  
La sección del tórax y el abdomen se almacenó a -20ºC en un micro tubo de 1,5mL para la 
extracción de ADN. Por otra parte, se colocó la cabeza y  los últimos segmentos del cuerpo 
en una placa y se aclaró las estructuras con la solución Marc André (Hidrato de cloral 40%, 
y ácido acético 30%) a la que se le flameó por 5 segundos. Luego se colocó una gota de 
goma cloral sobre una lámina porta objetos (Hidrato de Cloral 30%, Goma Arábiga 20% y 
Glicerina 13%), sobre la cual se pusieron y acomodaron la cabeza, alas y el segmento 
inferior del abdomen de la hembra alimentada. Una vez conseguido una posición adecuada, 
en la cual se aprecien con detalle todas las estructuras mencionadas, se colocó una lámina 
cubre objetos para conservar la posición, proteger y fijar las partes. Finalmente, las placas 
fueron rotuladas con la información de lugar, fecha y coordenadas. Fueron conservadas en 
ambiente seco en cajas diseñadas para guardar placas entomológicas.  
La identificación de subgéneros, grupos de especies y especies de las hembras culicoides 
con ingesta de sangre reciente se realizó observando su morfología y usando claves 
taxonómicas (Anexo 2). Se tomó en cuenta el patrón de alas, número y forma de 
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espermateca, antenas y palpos de los especímenes. Se utilizó las siguientes claves 
taxonómicas para la identificación de culicoides: Estudio de los Subgéneros de Culicoides 
en América (Vargas, L., 1960), la clave taxonómica de Culicoides de Argentina (Spinelli et 
al., 2005), la clave para adultos del género Culicoides adaptado por Downes J.A. y Wirth 
W.W. (1981) y Atlas de fotografías de alas de Culicoides y artículos relacionados (Wirth et 
al., 1988). 
La identificación de las especies fue revisada y confirmada por el especialista experto en 
este género el Dr. Denis Augot de la Universidad de Reims en Francia.  
6.3 Extracción de ADN  
Se agregó 20µL del buffer ATL Kit Quiagen a la muestra (tórax y abdomen) y se trituró 
con un pistilo hasta que todas las estructuras queden completamente desintegradas, se 
volvió a añadir 160µL de ATL Kit Quiagen y 20µL de Proteinasa K.  
Se incubó  a 56ºC por 1 hora, se agregó 200µL de Buffer AL Kit Quiagen y se mezcló 
durante 15 segundos, usando el vórtex Labnet. Se volvió a incubar a 70°C  por 10 minutos 
y se adicionó 200µL de etanol puro (96%) para luego transferir el sobrenadante a una 
columna QIAamp Mini spin (columna y colector) para ser centrifugada a 8.700xg por 
minuto. Se desechó el tubo colector de la columna con el filtrado y la columna se colocó en 
otro tubo recolector.  
Sobre la columna QIAamp Mini spin se depositó 500µL de Buffer AW1 Kit Quiagen, se 
centrifugó a 8.700xg por minuto, se descartó el tubo recolector con el filtrado y se colocó 
un nuevo tubo colector. Se agregó 500µL de Buffer AW2 Kit Quiagen en la columna, se 
centrifugó a velocidad máxima o 14.000xg durante un minuto y el tubo colector se 
descartó con su respectivo filtrado. 
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Se colocó un tubo de microcentrífuga Eppendorf de 1.5mL estéril en la columna QIAamp 
Mini spin, se agregó 100µL de Buffer AE y se incubó a temperatura ambiente (15-25º C) 
por 5 minutos. Finalmente, se centrifugó cada una de las muestras a 8.700xg por minuto 
para obtener el ADN eludido, el cual se conservó a -20ºC. La columna se descartó.  
 
6.4 Amplificación del gen PNOC  
 
Una vez que se obtuvo el ADN de los especímenes con ingesta de sangre, se procedió a 
amplificar el gen PNOC. Para preparar el master mix se empleó un volumen final de 10µL 
por reacción. Los reactivos empleados fueron: de (5X) GoTaq® Flexi Buffer Promega™ 
(1X), 25 mM de Solución de MgCl2, 10 mM de PCR Nucleotide Mix Promega ™, 50 mM 
de primers (PNOC F y PNOC R), 5 U/µL de GoTaq® DNA Polimerase Promega™ y agua 
grado PCR para aforar a 10 µL (Anexo 3). Para cada reacción se usó 1µL de ADN. 
Las condiciones usadas para el termociclador T100™ Thermal Cycler BioRad™ fueron, 
una denaturación inicial de 96°C por 8 minutos; luego, 50 ciclos de 96°C por 30 segundos, 
56°C por 30 segundos, 72°C por 30 segundos y una elongación final de 72°C por 5 
minutos. 
Los productos de la PCR fueron sometidos a electroforesis con gel de agarosa al 1,5% y 
bromuro de etidio 0,1%, a 85V por 40 minutos (bromuro de etidio es un agente intercalante 
que se usa para aclarar los ácidos nucleicos). Las muestras que amplificaron el fragmento 
de 333pb para el gen PNOC fueron seleccionadas para ser enviadas a secuenciación a la 




6.5 Secuenciación y Análisis de secuencias del gen PNOC  
Las primeras 43 amplificaciones del gen PNOC se secuenció en ambos sentidos; debido a 
la claridad de estas secuencias, se decidió que las 17 muestras restantes se secuencien en 
un solo sentido. Para la limpieza de secuencias y obtención de la secuencia consenso se 
utilizó el programa MEGA5. 
Una vez obtenida la secuencia se realizó un alineamiento con las secuencias del GenBank 
utilizando la herramienta, de libre acceso en el internet, BLAST de la NCBI. Se consideró   
un porcentaje elevado (98-100%)  de homología con la secuencia consenso para identificar 
la especie fuente de la sangre encontrada en los especímenes analizados. 
7 Resultados 
 
7.1 Colección entomológica de insectos 
 
En total se colectó 3,317 especímenes (machos y hembras) del género Culicoides: En 
Pichincha 243 (7.32%), Esmeraldas 883 (26.62%), Manabí 880 (26.52%) Bolívar 1,117 
(33.67%) y Santo Domingo de los Tsáchilas 194 (5.84%). Del total de culicoides 
colectados (machos y hembras) en las 5 provincias, el porcentaje de hembras fue de 
62.44% y de machos 37.56% (Tabla 2). 
De todas las hembras del género Culicoides que fueron colectadas en las 5 provincias, el 
14.5% presentó un abdomen con sangre (roja, café, negra y con huevos) y el 7.4% 
presentaba un abdomen con sangre reciente (color café o rojo) que corresponde a 154 
especímenes (Tabla 2). Y presentaron la siguiente distribución: Pichincha 31 (23,6%), 
Esmeraldas 96 (17,5%), Manabí 7 (1,3%), Bolívar 8 (1.1%) y Santo Domingo de los 




3.1 Identificación morfológica de subgéneros y especies del género Culicoides   
 
En el estudio se identificó especies pertenecientes a 2 subgéneros y 5 grupos de especies 
que no están incluidas dentro de ningún subgénero. El subgénero Hoffmania (77,27%) fue 
el más prevalente, luego está Avaritia (3,90%) y los grupos de especies (carpenteri, 
fluvialis, leoni, limai y reticulatus) representaron el 18,83% (Tabla 3, Figura 6).  
La identificación de especies en base a caracteres morfológicos demostró la presencia de 
18 especies del género Culicoides en las 5 provincias: C. batesi, C. carpenteri, C. castillae, 
C. diabolicus, C. filarifer, C. foxi, C. glabellus, C. guttatus, C. heliconiae, C. hylas, C. 
insignis, C. leopoidoi, C. limai, C. ocumarensis, C. pifanoi, C. pseudodiabolicus, C. 
pusillus, C. tetrathyris (Tabla 3). 
Las especies más frecuentes fueron C. guttatus (37,66%), C. diabolicus (12,34%) y C. 
hylas (9,09%) (Figura 7). 
C. carpenteri (Bolívar), C. foxi (Esmeraldas), C. glabellus (Pichincha), C. insignis 
(Bolívar), C. leopoidoi (Pichincha), C. limai (Pichincha), C. pifanoi (Esmeraldas) y C. 
pseudodiabolicus (Esmeraldas), se encontraron en un solo sitio de colección, las otras 
especies fueron capturadas en varios sitios de colección de las provincias de estudio. C. 






3.2 Identificación molecular de las fuentes de alimentación del género Culicoides  
 
Se obtuvo 154 Culicoides hembras con sangre reciente (color café o rojo), se extrajo el 
ADN de 59 especímenes de los cuales 43 amplificaron el gen PNOC. Se determinó el 
animal del que se habían alimentado 43 Culicoides de diferentes especies (Tabla 3). 16 
muestras de ADN de la sangre que se encontró en el abdomen de los culicoides no 
amplificaron el gen PNOC y correspondieron a las siguientes especies: C. leopoldoi, C. 
limai, C. heliconiae y C. insignis (Tabla 3).  
La identificación molecular del origen de la fuente de sangre de los especímenes 
analizados corresponde a 4 animales vertebrados Bos Taurus (48,84%), Equus caballus 
(39,53%) Choloepus didactilus, hoffmani (9,30%) y Homo sapiens (2,33%) (Tabla 4, 
Figura 9).  
Se identificó la fuente de sangre de culicoides hembras alimentados recientemente 
colectados en Bolívar-Caluma 3 (6,98%), Manabí-Caserío Agua Sucia 3 (6,98%), Puerto 
Quito-Paraíso Escondido 5 (11,63%), Santo Domingo de los Tsáchilas-Santo Domingo de 
los Colorados 11 (25,58%) y Esmeraldas-Santo Domingo del Onzole 21 (48,84%) (Tabla 
3). 
Se encontró que C. batesi capturado en dos localidades, Paraíso Escondido y Santo 
Domingo del Onzole, se alimentó de  Bos Taurus y Equus caballus respectivamente. C. 
diabolicus se alimentó de Bos Taurus en Santo Domingo del Onzole y de Bos Taurus y 
Equus caballus en  Santo Domingo de los Colorados. C. hylas se alimentó de Choloepus 
didactylus/hoffmanni en los dos lugares de colección, Caserío de Agua Sucia y Paraíso 
Escondido, pero sólo en Paraíso Escondido esta especie se alimentó también de Homo 
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sapiens. C. pusillus se alimentó de Bos Taurus en Santo Domingo de los Colorados y de 
Equus caballus en Santo Domingo del Onzole (Tabla 4).  
Por otro lado,  la fuente de alimentación de C. castillae capturado en todos los sitios de 
colección fue Bos taurus con excepción de Santo Domingo del Onzole donde su fuente de 
alimentación fue de  Bos taurus y Equus caballus (Tabla 4).  
4 Discusión 
 
Para el presente estudio se realizó colecciones entomológicas en 5 provincias del Ecuador, 
se obtuvo 3,317 especímenes del género Culicoides machos y hembras (Tabla 2).  
Del total de culicodes colectados en el estudio, el porcentaje de hembras (62.44%) fue 
mayor que el de los machos (37.6%) (Tabla 2). La mayoría de los estudios referentes a 
poblaciones de dípteros, reportan un altísimo porcentaje de hembras en comparación al 
porcentaje de machos. La cantidad de hembras y machos en las colecciones, puede variar 
dependiendo de varios factores como son la técnica de colección, el tipo de trampa y el 
lugar de captura (Veras & Castellón, 1998; Gualapuro & Zapata, 2013). Otras 
investigaciones han reportado porcentajes de hembras de hasta de 94.3% (Sarto & Saiz, 
2003), 96.72% y 89% (García et al., 2011). 
El porcentaje de hembras y machos que se colecten va a variar dependiendo de las 
condiciones y características del lugar en donde se realice la colección. Por ejemplo, se va 
a colectar mayor cantidad de hembras en localidades en donde exista animales que sirven 
como fuente de alimentación ya que las hembras del género Culicoides son hematófagas y 
se encuentran en constante búsqueda de alimento (sangre) para madurar sus huevos 
(Garros et al., 2011; García et al., 2011). 
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Del total de hembras de culicoides colectadas en este estudio, el 7.4% (154) tuvo ingesta 
de sangre reciente, éste es un porcentaje alto comparado con estudios similares que han 
presentado porcentajes de 2.38% (Garros et al., 2011), 3% (Bartschequiv et al., 2009), 
2.99% (Lassen et al., 2010) e incluso más bajos de 1.9% (Walker & Davie, 1971; Lassen et 
al., 2012). 
Para conseguir un alto porcentaje de hembras con ingesta de sangre reciente se debe 
realizar colecciones directamente del lugar en donde reposan ya que generalmente los 
dípteros hematófagos reposan después de haber ingerido sangre. Estos lugares pueden 
variar de acuerdo al género y especie del díptero, sin embargo de los culicoides se conoce 
muy poco acerca de los mismos (Garros et al., 2011). 
En el presente estudio se determinó el subgénero y especie de todos los culicoides hembras 
alimentadas con sangre reciente, para lo cual se observó la morfología de los especímenes 
y se usó claves taxonómicas (Anexo 2). Del total de culicoides colectados se identificó 2 
subgéneros y 19 especies (Tabla 3). 
Dentro del subgénero Hoffmania representó el  77.24% del total de culicoides con ingesta 
de sangre reciente, siendo el más abundante de este estudio, este alto porcentaje concuerda 
con los resultados de otro estudio sobre Culicoides del Ecuador (Gualapuro & Zapata, 
2013) (Tabla 3). Este subgénero está presente en varios países de América como son 
Guatemala, Chile, Colombia, Guyana, Ecuador, Argentina, Brasil, Bolivia, México, 
Nicaragua, Trinidad, Paraguay, Costa Rica, Honduras y USA (Ortiz & León, 1955; 
Gualapuro & Zapata, 2013). 
En el subgénero Hoffmania se encuentra el principal vector de la Lengua Azul en América 
del Sur que es C. insignis, especie que ha sido reportada en el Ecuador (Mo et al., 1994). 
Esto nos demuestra el riesgo del ingreso del virus de la Lengua Azul (VLA) al Ecuador por 
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la comercialización de animales de países cercanos donde existe la enfermedad y los 
posibles vectores (comunicación personal Dr. Luis Mena de Agrocalidad).  
El siguiente subgénero más abundante fue Avaritia (18.83%), el cual ha sido reportado en 
USA, México, Argentina, Venezuela, Brasil, El Salvador, Honduras, Guyana Trinidad, 
Paraguay, Costa Rica, Ecuador y Perú. Por otro lado, en países europeos como Dinamarca 
este subgénero es el más numeroso con porcentaje de 47%, e incluye vectores de VLA 
como la especie C. pusillus (Lassen et al., 2010; Lassen et al., 2012). 
Se identificó 18 especies del género Culicoides en 154 especímenes que presentaron 
ingesta de sangre reciente en su abdomen. En el presente estudio la diversidad de especies 
es alta comparada con el número de muestra ya que otros investigaciones han encontrado 
24 especies en 111.356 individuos (Lassen et al., 2012)  y  13 especies en 157 de 
individuos (Ninio et al., 2010). La mayor diversidad de especies se encontró en las 
provincias de Pichincha y Esmeraldas en donde las condiciones ambientales de 
temperatura y humedad son óptimas para el crecimiento y desarrollo de los culicoides 
además de que en estos lugares se encuentran animales vertebrados que sirven de fuente de 
alimentación para dípteros (Boorman, 1993). 
C. guttatus se encontró en 4 provincias en donde se realizó las colecciones para este 
estudio (Pichincha, Esmeraldas, Bolívar y Santo Domingo de los Tsáchilas) y es la especie 
más abundante con un porcentaje de 37% del total de hembras culicoides alimentadas 
recientemente. Este alto porcentaje se pudo dar ya que se ha demostrado que esta especie 
se adapta rápidamente a diversas condiciones ambientales, así por ejemplo C. guttatus es la 
especie del género Culicoides que está más dispersa en Florida (Beck, 1952; Vargas, 
1960). Esta especie ha sido reportada en Venezuela, Paraguay, Argentina y Ecuador 
(Gualapuro & Zapata, 2013; Veras & Castellón, 1998). 
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C. castillae es la especie que presentó mayor dispersión, porque se halló en todos los 
lugares de colección. Esta especie también ha sido reportada en varios países del sur de 
América como: Colombia, Guatemala, Venezuela, Trinidad y México (Spinelli et al., 
2009). Las especies de Culicoides más abundantes, son diferentes en cada localidad, por 
ejemplo en Brasil es C. hylas (Castellón et al., 1993).  
Se extrajo ADN de 59 especímenes con ingesta de sangre reciente (72.88%). El porcentaje 
de muestras de ADN que amplificaron el gen PNOC es similar al porcentaje descrito por  
Lassen 2012 (76%), siendo un porcentaje bajo de amplificación comparado con otros 
estudios en los que determinaron la fuente de sangre de 91% (Ninio et al., 2010), 92 % 
(García et al., 2011) e incluso del 100% de dípteros muestreados (Molaei et al., 2006). Sin 
embargo, el porcentaje de muestras de ADN que amplificaron el gen PNOC en este estudio 
(72.8%) es mayor al promedio de sensibilidad de la técnica de ELISA (60%) (Braverman 
et al., 1971; Walker & Davie, 1971; Nevill & Anderson, 1972; Haouas et al., 2007).  
El porcentaje de ADN de sangre de alimentación de los culicoides que no amplificó el gen 
PNOC fue de 27,12%, se sugiere que posiblemente a que la sangre se encontraba en 
proceso de digestión, o porque la fuente de alimentación provenía de un animal que no era 
vertebrado. Existe esta probabilidad ya que se ha encontrado que dípteros como Aedes que 
se pueden alimentar de larva o hemolinfa de insectos (Haouas et al., 2007) 
En la provincia de Bolívar (Echendía), se encontró 2 especímenes del género Culicoides 
que exhibían sangre café, identificados como C. insignis  (principal vector del virus de la 
Lengua Azul en América del Sur). La digestión de sangre y el número tan bajo de 
individuos de esta especie en la investigación, imposibilitó definir el origen de 
alimentación de los culicoides de la especie C. insignis. Varios estudios no han podido 
determinar la fuente de sangre de algunas especies de Culicoides por la misma razón 
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(Kirstein & Gray, 1996; Boakye et al., 1999; Ngo & Kramer, 2003; Kent & Norris, 2005). 
El estudio realizado por Sherlock y Guitton en 1964 en Brasil, también reportó baja 
cantidad de especímenes pertenecientes a la especie C. insignis, encontró 2 individuos de 
un total de 2947, lo que demuestra que esta especie no es muy numerosa en ciertas 
localidades.  
Bos Taurus, Equus caballus, Choloepus didactylus/hoffmani  y Homo sapiens fueron los 
vertebrados de los cuales se alimentaron los culicoides a los que se les determinó la fuente 
de sangre en este estudio. Bos Taurus, Equus caballus se han identificado como fuente de 
alimentación común de los culicoides (Ninio et al., 2010; Lassen et al.,  2010; Lassen et al., 
2012). 
No se identificó a ninguna ave como fuente alimentaria de los culicoides del estudio, 
posiblemente porque  no se encontró ninguna especie de Culicoides que generalmente se 
alimenta de aves. Una de las posibles explicaciones puede ser la altura a la que se colocó 
las trampas de colección. Para capturar especies arbóreas de Culicoides se deben colocar 
las trampas a nivel de dosel (3 metros sobre suelo) ya que en esta altura se encuentran 
generalmente las especies de Culicoides que se alimentan de aves (Lassen et al., 2012). 
La principal fuente de alimentación fue Bos taurus (48.84%). La mayoría de estudios de 
preferencias tróficas de Culicoides han concluido que el ganado vacuno es el animal 
preferido de estos dípteros para alimentarse, con porcentajes que van desde 54% hasta 
79,5%, incluso en presencia de otros vertebrados alrededor de los sitios de captura (Bartsch 
et al., 2009; Ninio et al., 2010; Lassen et al., 2010; Lassen et al., 2012). Esto puede deberse 
al gran tamaño de estos vertebrados que se considera más atractivo para la alimentación, a 




Equus caballus fue la  segunda fuente de alimentación, este resultado se asemeja al de 
Ninio et al., (2010), que reportó a este vertebrado como la tercera fuente más abundante, 
con un porcentaje del 17%. Otros trabajos han obtenido porcentajes de 2.7% (Bartsch et 
al., 2009), 2.0% (Lassen et al., 2012) y 1.7% (Lassen et al., 2010). La mayoría de 
investigaciones de preferencias tróficas de los culicoides reportan a Equus caballus como 
fuente de alimentación con porcentajes bajos (Alarcon et al., 2012), a pesar de que este 
mamífero se ha encontrado presente en áreas cercanas a los lugares de colección. Al 
parecer estos animales son menos atractivos que las vacas para la alimentación de los 
culicoides y se desconoce la razón (Bartsch et al., 2009; Lassen et al., 2010; Lassen et al., 
2012). 
No se ha reportado a Choloepus didactylus/hoffmani como fuente de alimentación de los 
culicoides, por lo tanto el presente estudio es el primero en registrar a la sangre de  este 
vertebrado como alimento. Las especies que se alimentaron de sangre de Choloepus 
didactylus/hoffmani fueron C. hylas y C. tetrathyris en las provincias de Bolívar (Caluma), 
Manabí (Caserío de Agua Sucia) y Pichincha (Paraíso Escondido) (Tabla 4). Los perezosos 
son conocidos como reservorio de parásitos y una conocida fuente de nutrición de dípteros 
de la familia Phlebotominae dentro los cuales se encuentran vectores de leishmaniasis.  
En el presente estudio se registra por primera vez que la especie  C. hylas se alimenta de 
sangre de Homo sapiens (Borkent & Spinelli, 2007; Ninio et al., 2010; Lassen et al., 2012). 
El  humano es una fuente de alimentación poco frecuente para los culicoides (Ninio et al., 
2010; Lassen et al., 2012). Se han reportado bajos porcentajes de Culicoides que se 
alimentaron de Homo sapiens: 2.89% (Lassen et al., 2012) y 1% (Ninio et al., 2010). 
Investigaciones de preferencias tróficas realizadas en bosques suburbanos y áreas con altas 
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densidades y abundancia de personas han presentado porcentajes de 94.8% (Alarcon et al., 
2012). 
Las especies que son consideradas como antropofílicas en el presente estudio son: C. 
diabolicus, C. castillae, C. foxi, C. insignis, C. pifanoi y C. guttatus (Borkent & Spinelli, 
2007), sin embargo ninguna de estas especies se alimentó de sangre de Homo sapiens.  
Un hallazgo interesante es que los culicoides que se alimentaron de Choloepus didactylus/ 
hoffmani y Homo sapiens no se alimentaron ni de Bos taurus ni de Equus caballus, 
posiblemente por el diferente tipo de piel que tiene cada animal (Ninio et al., 2010). 
Los especímenes del género Culicoides que se colectaron en Santo Domingo de los 
Tsáchilas se colectaron junto a otros animales de crianza como cerdos, vacas, caballos, 
cuyes, conejos, gallinas, etc. Sin embargo el 100% de culicoides se alimentaron de Bos 
taurus. Estudios han demostrado un porcentaje considerable de alimentación de cerdos o 
verracos salvajes (4%). A pesar de esto los culicoides de Santo Domindo de los Tsáchilas 
prefieren alimentarse de Bos taurus, vertebrado que se encontraba en bajas cantidades y 
alejados del lugar de colección (Bartsch et al., 2009; Lassen et al., 2010; Lassen et al., 
2012). 
Estudios de las preferencias tróficas de los culicoides han demostrado que muchas especies 
tienen diferencias definidas, como por ejemplo: C. kibunensis por pájaros, C. chiopterus y 
C. deltus, por mamíferos. En cambio, otras especies son generalistas como por ejemplo C. 
festivipennis y C. obsoletus. Desde el punto de vista epidemiológico las especies 
generalistas son más interesantes porque son capaces de alimentarse de varios vertebrados 
y así facilitar la transmisión de enfermedades (Alarcon et al., 2012). 
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Se ha reportado una variedad de animales vertebrados como fuente de alimentaria de los 
culicoides entre los más importantes están; conejos 20%, cerdos 4%,  ovejas 4% (Ninio et 
al., 2010), ciervos 4.1% (Bartsch et al., 2009), 3.3 % (Lassen et al., 2012) y 0.86% (Lassen 
et al., 2010) cabras 4.13%, ratones 0.41%, ovejas 0.41% (Lassen et al., 2012),  perros 
(Garros et al., 2011) y humanos 1% (Ninio et al., 2010). 
5 Conclusiones  
 
El 7.4% de las hembras culicoides tenía ingesta de sangre reciente (color café o rojo), fue 
difícil determinar el color de la sangre ingerida por los culicoides debido al color del 
cuerpo de los mismos. Este porcentaje es alto en comparación a otros estudios. 
En el presente estudio se identificó 18 especies de Culicoides, la mayoría de ellas 
pertenecen al Subgénero Hoffmania, se encontró una variabilidad alta de especies de 
Culicoides comparado con otros estudios. C. guttatus es la especie con más abundancia en 
el estudio.  
Los culicoides de nuestro estudio, se alimentaron principalmente de 4 animales 
vertebrados; Bos Taurus, Equus caballus, Choloepus didactilus – hoffmani y Homo 
sapiens. 
Se reporta por primera vez que los culicoides se alimentan de sangre de Choloepus 
didactylus/hoffmani. El humano es una fuente de alimentación poco frecuente para los 







Tomar un número de muestra más grande para analizar las preferencias tróficas en lugares 
donde se encuentran las especies vectores del género Culicoides. En los mismos sitios a 
diferentes períodos del año.  
Hacer un estudio con diferentes tipos de trampas, a diferentes alturas a partir del suelo para 
comparar la eficacia de las mismas y la captura de una mayor diversidad de especies.  
Investigar las preferencias tróficas de C. insignis y C. paraensis, principales vectores del 
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Provincia Cantón Localidad Fecha Latitud Longitud Ecosistema
Pichincha Puerto Quito Paraíso Escondido 23 al 24 de Noviembre del 2012
00° 85' 03" N
79° 17' 49" W
Bosque Secundario 
húmedo tropical alterado
Esmeraldas Eloy Alfaro Santo Domingo de Onzole 2 al 3 Febrero del 2013
00°48.112’4” N  79°04.154’31” W
Bosque Secundario 
húmedo tropical alterado
Pedernales La Mina 29 al 30 de Marzo del 2013
 00° 1' 59.15" N  79° 57' 4.3482" W
Bosque Secundario 
húmedo tropical alterado
Junín Murucumbu 29 al 30 de Marzo del 2013
00° 55' 0.11" N 80° 8' 2.565" W
Bosque Secundario 
húmedo tropical alterado
El Carmen Caserío Agua Sucia 29 al 30 de Marzo del 2013
00° 13' 32.7" N 79° 22' 41.79" W
Bosque Secundario 
húmedo tropical alterado
Caluma Caluma 10 de Marzo del 2013
1° 40' 16.17" S 79° 14' 39.87" W
Bosque Secundario  
subropical-templado
Echendía Echendía 12 de Marzo del 2013
1° 22' 36.18" S 79° 15' 39.085" W
Bosque Secundario  
subropical-templado
Santo Domingo de los 
Tsáchilas
Santo Domingo de los 
Colorados






Con ingesta de 
sangre (café o roja) 
Porcentaje con 
ingesta de sangre 
(café o roja)  
Pichincha 243 112 46,09 131 53,91 31 23,66
Esmeraldas 883 336 38,05 547 61,95 96 17,55
Manabí 880 352 40,00 528 60,00 7 1,33
Bolívar 1117 391 35,00 726 65,00 8 1,10
Santo Domingo de 
los Tsáchilas
194 55 28,35 139 71,65 12 8,63
Total 3317 1246 37,56 2071 62,44 154 7,44
Provincia












Tabla 3  Lista de especies del género Culicoides con ingesta de sangre colectados en 5 



















especímenes en cada 
provincia 
Número de 









Santo Domingo de los Tsáchilas 2
Pichincha 3
Esmeraldas 6
4 C. foxi Esmeraldas 4 4 2,60
Pichincha 2
Esmeraldas 56
6 C. insignis Bolívar 2 2 1,30
7 C. pseudodiabolicus Esmeraldas 1 1 0,65
Esmeraldas 5







Santo Domingo de los Tsáchilas 2
12 Carpenteri C. carpenteri Bolívar 1 1 0,65
13 Leoni C. glabellus Pichincha 1 1 0,65
14 Limai C. limai Pichincha 1 1 0,65









Santo Domingo de los Tsáchilas 6









5 C. guttatus 58 37,66
3 C. filarifer
4 2,60

























































Bos taurus Bos taurus
Equus 
caballus
C. batesi 1 1
C. carpenteri 1
C. castillae 1 1 1 6 1 1




C. guttatus 1 8
C. hylas 1 1 2
C. ocumarensis 1
C. pifanoi 1
C. pusillus 2 1
C. tetrathyris 1
Total 113 3 5 21
Especie de 
Culicoides
Caluma Caserío Agua Sucia Paraíso Escondido Santo Domingo de Onzole
Avaritia Hoffmania No definido
Vaca 2 7 12
Perezoso 3 1
Caballo 1 14 2
Humano 1
Total 3 25 15





























Figura  4  Etapas de alimentación de los culicoides. Tomado de Barsch, 2009.  
 
 
Figura  5 Patrón de pigmentación del ala de los culicoides con sus respectivos nombres. 




















Figura  6 Porcentaje de subgéneros y especies de hembras alimentadas recientemente  del 







Porcentaje de subgéneros del género Culicoides de las 
hembras con ingesta de sangre reciente
Hoffmania
Avaritia




























Figura  8 Electroforesis en gel de agarosa de amplificación del gen PNOC de 333 pares de 
bases; 1J-9J: Abdómenes de culicoides con ingesta de sangre reciente colectados en Santo 
Domingo de los Tsáchilas 
 
 







Figura  9 Porcentaje de animales vertebrados de los que se alimentaron los culicoides 



























10  Anexos 
 
Anexo 1.- Permisos de colección otorgados por el Ministerio del Ambiente del Ecuador 
para colectar dípteros en las provincias de Pichincha, Esmeraldas, Manabí, Bolívar y Santo 


































Anexo 2.- Clave para adultos del género Culicoides año 1981, Pag: 396-419 (Downes, 
1981). 
 
Clave para adultos del género Culicoides  
1. Wing with crossvein r-m absent (Fig. 2), without macrotrichia. Female antenna with 11 
or 12 flagellomeres (Figs. 2.4) … LEPTOCONOPINAE (Leptoconops Skuse) 
Wing with crossvein r-m present, usually with macrotrichia and microtrichia (Figs. 12, 
13). Female antenna with 13 flagellomeres (Figs. 11, 13, 15)………………… 2 
2. Empodia_well-developed, at least in female (Figs. 11, 65, 66); claws strongly curved 
(Figs. 65, 66). Wing usually with numerous macrotrichia (Fig. 11)………… 
…………………………………… FORCIPOMYIINAE (Forcipomyia Meigen) 
Empodia small or vestigial (Figs. 67, 68); claws more gently curved (Figs. 67, 68). 
Wing usually with macrotrichia less numerous or absent………………………… 3 
3. Flagellomeres sculptured (Figs. 63, 64). Cell r1 nearly or completely closed; cell r2+3, 
square ended, usually ending at or before middle of wing, sometimes closed (Fig. l9). 
Eye with short pubescence. Female claws small and equal (Fig. 67)… 
………………………………………… DASYHELEINAE (Dasyvhelea Kieffer) 
Flagellomeres not sculptured. Either cell r1 or cell r2+3 or both well-developed (except 
in Rhynchohetea and Brachypogon); cell r2+3 not markedly square-ended, ending 
beyond middle of wing (except- in- Paradasyhelea). Eye usually bare. Female claws 
various………………………………… CERATOPOGONINAE....4 
4. M usually forking beyond crossvein r-m, i.e. medial fork petiolate (Figs. 12, 13, 24), 
although in Echinohelea. with spinose legs, M forking just at crossvein (Fig. 28); M, 
sometimes obsolescent basally (Fig. 24)…………………………………………… 5 
M forking at or before crossvein r-m, i.e. medial fork sessile; M, nearly always 
complete (Figs. 14, 15, 37, 40……………………………………… Other Tribes 
5. Claws of both sexes small, equal, and simple (Figs. 12, 13). Wing with macrotrichia 
usually abundant; cell r1 and cell r2+3, both usually well-developed, similar in size. 
Prescutal pits prominent (Figs. 12, 13). Empodia small.......... Tribe Culicoidini …6 
Claws of female usually larger, equal or unequal (Figs. 68-74); those of male smaller 
and equal. Wing with macrotrichia usually less numerous (Fig. 30), occasionally absent 
(Fig. 27); cell r1, and more rarely cell r2+3, also, sometimes closed or lost; cell r2+3, 
usually distinctly larger than cell r1 crossvein r-m nearly perpendicular to R4+5. 
Prescutal pits small or absent. Empodia small or absent…… 
………………………………………………………………. Tribe Ceratopogonini 
6. Cells r1 and r2+3 usually well-formed; C usually extending past middle of wing; wing 
commonly adorned with pale or dark spots (Figs. 1, 12, 13). Palpus five-segmented; 
female mouthparts usually fitted for bloodsucking, with mandible 
toothed……………………………………………… genus Culicoides Latreille… 7 
Cells r1 and r2+3 obliterated; C short, not reaching to middle of wing; wing without 
pale or dark spots (Fig. 20). Palpus three or four-segmented (Fig. 48); mouthparts 
reduced; female mandible not toothed……………… genus Paradasyhelea Macfie 
78 
 
7. Spermathecae unsclerotized (Fig. 128). Parameres broadly fused, small (Figs. 102, 
103). Wing without pattern of light and dark spots…… Culicoides (Seffia Khalaf) 
Spermathecae sclerotized. Parameres fused basally or separate. Wing usually with 
conspicuous pattern of light and dark spots……………………………………… 8 
8. One well-developed spermatheca. Parameres fused or separate………………… 9 
Two well-developed spermathecae (Fig. 127). Parameres separate……………… 10 
9. Spermatheca elongate to U-shaped with large opening to duct (Fig. 126). Female 
without sensoria on flagellomeres 9-13. Parameres fused basally…………………… 
………………………………………………… Culicoides (Monoculicoides Khalaf) 
Spermatheca elliptical with narrow opening to duct. Female with sensoria present on 
some of flagellomeres 9-13. Parameres separate (Figs. 104, 105)…………………… 
…………………………………………………… Culicoides (Beltranmyia Vargas) 
10. Cell r2+3 dark to apex (Fig. 22), rarely pale at extreme apex. Wing frequently with 
pattern of light and dark spots; wing macrotrichia of female fairly numerous. Segment 
3 of palpus with variously shaped sensory pit (as in Fig.5l). Paramere variously shaped, 
sometimes with fringing bristles apically (Figs. 106, 107)………………………. 
Culicoides (Callotia Vargas & Kremer, Diphaomyia Vargas, Haematomyidium Goeldi,  
Oecacta Poey, Wirthomyia Vargas) 
Distal portion of cell r2+3 in a pale area (Fig. 21). Wing, palpus, and paramères 
various…………………………………………………………………………… 11 
11. Segment 3 of female palpus swollen to apex, with small round deep sensory pit (Fig. 
50). Wing macrotrichia scanty; cell r2+3 short and broad……………………… 
Culicoides (Avaritia Fox) 
Segment 3 of female palpus tapering beyond sensory area; sensilla usually scattered, 
rarely in a definite pit (Fig. 49). Wing macrotrichia usually more numerous; cell r2+3 
narrower (Figs. 12, 13, 21)………………………………………………….. 12 
12. Wing with base of cell cua1 and adjacent veins pale (Fig. 21)… Culicoides (Hoffmania 
Fox) 
Wing with base of cell cua1 and adjacent veins in a dark area (Figs. 12, 13)……… 













Anexo 3.- Condiciones de PCR para amplificar el gen PNOC de ADN de sangre de 














PCR Buffer 5 X 5 X 2 µl 40 µl
MgCl2 25 mM 25 mM 1,2 µl 24 µl
dNTPs 1 mM 10 mM 0,7 µl 14 µl
Go Flexi® Taq Promega ™ 5 U/µl 5 U/µl 0,05 µl 1 µl
Primer pnoc F 10 µM 50 mM 0,08 µl 1,6 µl
Primer pnoc R 10 µM 50 mM 0,08 µl 1,6 µl
H2O grado PCR 4,89 µl 97,8 µl
Volúmen total del máster mix 9 µl 180 µl
ADN de sangre de Culicoide 1 µl/rxn
Master Mix PCR para PNOC
Número de reacciones: 20
Volumen total: 10µL
